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Os tripanossomatídeos são uma família de diversos organismos caracterizados por possuírem 
um único axonema e cinetoplasto rico em DNA localizado na base do flagelo. Dos 13 gêneros 
reconhecidos, os gêneros Leishmania e Trypanosoma são conhecidos por serem patogênicos 
aos humanos e animais e causarem um grupo de doenças negligenciadas. A capivara 
(Hydrochoerus hydrochaeris) assume papel importante na epidemiologia das mais diversas 
patologias de caráter zoonótico como a febre maculosa, leptospirose, salmonelose, 
leishmaniose e tripanossomíase. Assim, os objetivos do presente estudo foram avaliar a 
presença de agentes da família Trypanosomatidae em amostras de sangue total e carrapatos de 
capivaras de vida livre do Distrito Federal (DF) por meio de ensaios moleculares (cPCR) e 
sorológicos (reação de imunofluorescência indireta - RIFI) e analisar as possíveis alterações 
laboratoriais (hemograma e bioquímicos) decorrentes destas infecções.  Das 57 amostras de 
sangue total testadas por meio da cPCR para o gene 24Sα-rDNA,  39 (68,4%) foram positivas. 
Todas as amostras foram negativas para Leishmania spp. e T. cruzi na cPCR e na RIFI. Houve 
diferença significativa entre os grupos de animais infectados e não infectados para os níveis de 
aspartato aminotransferase (AST),  número de hemácias e leucócitos totais. Dos 60 carrapatos 
testados, sete foram positivos para o gene 24Sα-rDNA . Os resultados mostram que as capivaras 
de vida livre do DF estão infectadas por Trypanosoma sp. e bem como os carrapatos coletados, 
indicando que estes artrópodes podem, de alguma forma, participar como vetores de espécies 
de tripanossomatideos nas populações de capivaras, e que estes animais não oferecem riscos à 
saúde pública quando se trata de infecção por T. cruzi e Leishmania spp. 
 
 
Palavras chave: 1. Tripanossomíases. 2. Hydrochoerus hydrochaeris. 3. Vetores artrópodes. 











Trypanosomatids are a family of diverse organisms characterized by having a single axoneme 
and kinetoplast rich in DNA located at the base of the flagellum. Of the 13 recognized genera, 
the Leishmania and Trypanosoma genera are known to be pathogenic to humans and animals 
and to cause a group of neglected diseases. Capybara (Hydrochoerus hydrochaeris) plays an 
important role in the epidemiology of the most diverse pathologies of a zoonotic character such 
as spotted fever, leptospirosis, salmonellosis, leishmaniasis and trypanosomiasis. Thus, the 
objectives of the present study were to evaluate the presence of agents of the Trypanosomatidae 
family in samples of whole blood and ticks of free-ranging capybaras in the Federal District 
(DF) through molecular (cPCR) and serological tests (indirect immunofluorescence reaction - 
RIFI) and analyze possible laboratory changes (blood count and biochemicals) resulting from 
these infections. Of the 57 whole blood samples tested using the cPCR for the 24Sα-rDNA 
gene, 39 (68.4%) were positive. All samples were negative for Leishmania spp. and T. cruzi at 
cPCR and RIFI. There was a significant difference between the groups of infected and 
uninfected animals for the levels of aspartate aminotransferase (AST), the number of red blood 
cells and total leukocyte. Of the 60 ticks tested, seven were positive for the 24Sα-rDNA gene. 
The results show that the free-ranging capybaras of the DF are infected with Trypanosoma sp. 
and as well as the collected ticks, indicating that these arthropods may, in some way, participate 
as vectors of trypanosomatid species in capybaras populations, and that these animals do not 
pose risks to public health when it comes to infection by T. cruzi and Leishmania spp. 
 
Key words: 1. Trypanosomiasis. 2. Hydrochoerus hydrochaeris. 3. Arthropod vectors. 


















Figura 1- Principais classes morfológicas dos tripanossomatídeos. A. Formas morfológicas 
com o flagelo ligado lateralmente ao corpo celular. B. Formas morfológicas com flagelo livre 
(sem  inserção lateral ao corpo celular). C. Forma amastigota, que não possui flagelo. D. 
Estruturas associadas com o flagelo (corpúsculo basal (CB), bolsa flagelar (BF), axonema (Ax) 
e bastão paraflagelar (BF). Parâmetros utilizados para classificar forma celular (Comprimento 
do corpo celular (CCC), comprimento do flagelo livre (CFG) distância posterior do núcleo (NP)  
e distância posterior do cinetoplasto). Fonte: Adaptado Wheeler; Gluenz; Gull 
(2013).......................................................................................................................................16 
 
Figura 2-  Classificação dos principais tripanossomas de mamíferos. A:Gênero; B: Subgênero; 
C: Espécie; D: Subespécie. Fonte: BAKER, 1983...................................................................17 
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 Fonte: Adaptado https://www.cdc.gov/parasites/chagas/biology.html. Acessado em 
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migram para a probóscide de onde é inoculada por vetor fêmea nos mamíferos. No sítio de 
inoculação, formas promastigotas são fagocitadas por macrófagos ou outros fagócitos e se 
transformam em amastigotas que se multiplicam rompendo a célula infectada e infetam outras 
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extração carrapatos. Poços 1/2- controles negativos; Poços 3/4/5/6- amostras positivas; Poços 
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Os animais silvestres são fontes de diversas e importantes doenças de caráter zoonótico. 
Assim, entender os fatores que levam a transmissão de doenças a partir da vida silvestre, bem 
como monitorar a saúde de espécies antropizadas, como a capivara (Hydrochoerus 
hydrochaeris), é primordial, uma vez que o contato íntimo entre homem-animal aumenta o risco 
à vida humana (THOMPSON, 2013; CHIACCHIO et al., 2014). 
A capivara (Hydrochoerus hydrocaeris) é o maior roedor conhecido, pertencente à 
subordem Caviomorphae, família Hydrochoridae e subfamília Cavioidae. Está presente em 
quase toda a América Latina, ocorrendo desde a Venezuela até a Argentina, com exceção do 
Chile, único território da América do Sul em que não há ocorrência de capivaras (MOREIRA 
et al., 2013a). 
Este animal assume papel importante na epidemiologia das mais diversas patologias de 
caráter zoonótico como a febre maculosa, a leptospirose, a salmonelose, as leishmanioses e as 
tripanossomíases (FONSECA; ESTON, 2007; VALADAS et al., 2010; CHIACCHIO et al., 
2014; EBERHARDT et al., 2014b; RICHINI-PEREIRA et al., 2014; DE ALBUQUERQUE et 
al., 2017; COSTA et al., 2019; FARIKOSKI et al., 2019; LUZ et al., 2019a). 
Os tripanossomatídeos são protozoários pertencentes ao filo Euglenozoa e classe 
Kinetoplastea e podem parasitar uma gama de organismos, dentre estes, os mamíferos. As 
espécies de tripanossomatídeos com importância médica pertencem ao gênero Leishmania e 
Trypanosoma e são responsáveis por patologias como Leishmaniose e doença de Chagas, 
respectivamente (HOARE, 1966; VOTÝPKA et al., 2015; CAVALIER-SMITH, 2016). 
No Distrito Federal (DF), diversos grupos de capivaras coexistem com humanos em 
ambientes recreativos e esse relacionamento íntimo pode favorecer a transmissão de doenças 
de cunho zoonótico. Assim, estes animais tem potencial para serem reservatórios das mais 
diversas zoonoses representando risco à saúde humana.  
 
1.1. Objetivo geral 
 Avaliar presença de agentes da família Trypanosomatidae em capivaras (Hydrochoerus 
hydrochaeris) de vida livre do Distrito Federal. 
 
1.2. Objetivos específicos  
 




-Realizar prova sorológica para T. cruzi e Leishmania spp. e determinar soroprevalência. 
-Relacionar possíveis alterações laboratoriais nos animais positivos para os agentes do 
estudo. 
-Detectar presença de agentes da família Trypanosomatidae em carrapatos coletados nos 
animais amostrados.  
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2. Revisão de literatura 
 
2.1. Biologia da capivara (Hydrochoerus hydrochaeris)  
 
A capivara (Hydrochoerus hydrocaeris) é o maior roedor conhecido, pertencente à 
subordem Caviomorphae, família Hydrochoridae e subfamília Cavioidae. Está presente em 
quase toda a América Latina, ocorrendo desde a Venezuela até a Argentina, com exceção do 
Chile, único território da América do Sul em que não há ocorrência de capivaras (MOREIRA 
et al., 2013a). 
Indivíduos desta espécie são herbívoros semiaquáticos que costumam pastar sempre 
próximos à corpos de água e podem chegar a 70kg. Os mesmos são providos de adaptações 
fisiológicas e morfológicas que permitem a obtenção de energia mesmo quando alimento 
disponível é rico em fibras e de baixo teor nutricional. Por ser um herbívoro monogástrico, o 
ceco é bem desenvolvido e é colonizado por microrganismos (protozoários, bactérias 
celulolíticas e não celulolíticas) que desempenham papel importante na fermentação anaeróbica 
de alimento (MONES; OJASTI, 1986; FERRAZ et al., 2003; BARRETO; QUINTANA, 2013). 
Assim como os coelhos, a capivara também produz dois tipos de fezes, uma de coloração verde 
oliva, de formato ovalado e individualizada em pellets e um segundo tipo de fezes pastosas e 
mais claras que são ingeridas (cecofagia). A cecofagia é um mecanismo de aproveitamento de 
proteína advindo dos microrganismos usados na fermentação da fibra vegetal, principalmente 
em períodos de seca, em que há diminuição da oferta e qualidade dos alimentos. Este 
comportamento é observado logo pela manhã, os animais ingerem fezes produzidas na 
tarde/noite anterior (BORGES; DOMINGUEZ-BELLO; HERRERA, 1996; MENDES et al., 
2000; FERREIRA et al., 2012).  
Quanto à escolha dos alimentos, a capivara se mostra um animal seletivo. Durante o 
período chuvoso, por exemplo, em há aumento da oferta e da qualidade de alimento disponível, 
ingerem aquele que tenha maior qualidade nutricional em termos de proteína e fibras 
(BARRETO; HERRERA, 1998). Entretanto, estes animais apresentam grande plasticidade 
alimentar, podendo se alimentar de milho, arroz, feijão, cana-de-açucar e outros, fato este que 
facilita a adaptação em ambientes antropizados (MOREIRA et al., 2013b). 
A capivara é um animal sociável e vive em grupos coesos que podem variar de dois a 
mais de 50 indivíduos. A estrutura social é marcada por dominância e hierarquia, composto por 
um macho dominante, diversas fêmeas e seus filhotes, bem como os machos subordinados e 
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animais satélites. Outra característica inerente ao comportamento social entre fêmeas-filhotes é 
o cuidado aloparental, no qual forma-se um sistema de creche, observado principalmente no 
comportamento de amamentação (MACDONALD, 1981; BARRETO; HERRERA, 1998; 
SIQUEIRA et al., 2000). 
Apesar de ser uma espécie que não possui dimorfismo sexual, pois os órgãos genitais 
são muito semelhantes externamente entre os sexos, o tamanho da glândula nasal auxilia nesta 
diferenciação, uma vez que machos normalmente possuem uma glândula nasal mais 
proeminente quando comparado as fêmeas. As fêmeas de vida livre atingem maturidade entre 
6 e 12 meses de idade, seu estro se repete a cada 7,5 dias com período de receptividade ao 
macho durando 8 horas. A gestação dura em média 150 dias com uma taxa de fertilidade de 6 
filhotes/fêmea/ano. Essas características fazem da capivara uma espécie com alta prolificidade 
e com potencial para se tornarem reservatórios eficientes de vários patógenos (MOREIRA; 
MACDONALD, 1996; MIGLINO et al., 2013; PAULA; WALKER, 2013). 
 A baixa pressão de caça em conjunto com a dieta ampla das capivaras e a alta capacidade 
de reprodução, modificam a dinâmica populacional destes indivíduos favorecendo, assim, a 
permanência e adaptação destes animais em ambientes antrópicos, nos quais assumem papeis 
importantes na epidemiologia das mais diversas patologias de caráter zoonótico como da febre 
maculosa, leptospirose, salmonelose, leishmaniose e tripanossomíase (FONSECA; ESTON, 
2007; VALADAS et al., 2010; CHIACCHIO et al., 2014; EBERHARDT et al., 2014b; 
RICHINI-PEREIRA et al., 2014; DE ALBUQUERQUE et al., 2017; COSTA et al., 2019; 
FARIKOSKI et al., 2019; LUZ et al., 2019a). 
 
2.2. Família Trypanosomatidae 
 
Os tripanossomatídeos são protozoários pertencentes ao filo Euglenozoa e classe 
Kinetoplastea e podem parasitar uma gama de organismos, dentre estes, os mamíferos. Dentro 
da família Trypanosomatidae temos os seguintes gêneros: Trypanosoma, Phytomonas, 
Leishmania, Leptomonas, Crithidia, Blastocrithidia, Herpetomonas, Sergeia, Wallacemonas, 
Blechomonas, Angomonas, Strigomonas, and Kentomonas. Contudo, somente Leishmania, 
Trypanosoma e Endotrypanum acometem mamíferos (HOARE, 1972; LUKEŠ et al., 2014; 
VOTÝPKA et al., 2014; SADLOVA et al., 2019). 
No que diz respeito ao número de hospedeiros, o ciclo da família Trypanosomatidae 
pode ser monoxeno ou dioxeno. A maioria das espécies desta família possuem ciclo monoxeno 
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(somente um hospedeiro) e infectam principalmente invertebrados. Já as espécies que possuem 
ciclo dioxeno, como Leishmania e Trypanosoma, são capazes de infectar dois hospedeiros, 
tanto insetos quanto vertebrados, e são tradicionalmente transmitidos por um inseto vetor 
(WHEELER; GLUENZ; GULL, 2013; LUKEŠ et al., 2018).O ciclo de vida destes protozoários 
possui particularidades, em que os mesmos, seja na fase proliferativa ou de transmissão, passam 
por adaptações morfológicas e bioquímicas ao ambiente dentro do organismo do hospedeiro 
em que se encontram (fase proliferativa) ou uma espécie de pré-adaptação ao próximo ambiente 
do hospedeiro ou durante a transmissão (WHEELER; GLUENZ; GULL, 2013).  
A classificação morfológica dos tripanossomatídeos é baseada na posição e 
profundidade do bolso flagelar, extensão do flagelo e fixação lateral do flagelo ao corpo da 
célula.  Hoare e colaboradores (1966) descreveram  seis estágios: amastigota, coanomastigota, 
promastigota, opistomastigota, epimastigota e tripomastigota. Contudo, Wheeler e 
colaboradores (2013) propuseram uma classificação em superclasses que não só considera as 
diversas transições morfológicas sofridas por esses protozoários durante seu ciclo de vida, mas 
também uma perspectiva mais biológica, baseada no estudo filogenético dos 
tripanossomatídeos, grupos estes que receberam o nome de “juxtaform” e “liberform”. No 
primeiro estão inclusos as formas ou estágios que possuem um flagelo ligado lateralmente, 
como tripomastigotas e epimastigotas. O segundo grupo é formado por aqueles que possuem 
flagelos livre sem ligação lateral e incluem opistomastigota, coanomastigota e promastigota. A 
forma amastigota é um morfotipo comum às duas superclasses (Figura 1) (WHEELER; 





Figura 1- Principais classes morfológicas dos tripanossomatídeos. A. Formas morfológicas com o 
flagelo ligado lateralmente ao corpo celular. B. Formas morfológicas com flagelo livre (sem inserção 
lateral ao corpo celular). C. Forma amastigota, que não possui flagelo. D. Estruturas associadas com o 
flagelo (corpúsculo basal [CB], bolsa flagelar [BF], axonema [Ax] e bastão paraflagelar [BF]). 
Parâmetros utilizados para classificar a forma celular (Comprimento do corpo celular [CCC], 
comprimento do flagelo livre [CFG] distância posterior do núcleo [NP] e distância posterior do 
cinetoplasto [(KP]). Fonte: Adaptado de Wheeler; Gluenz; Gull (2013). 
 
 
2.3. Trypanosoma spp. 
 
Muitas são as espécies de Trypanosoma que têm importância tanto na medicina humana 
quanto na medicina veterinária. Dentre elas, as espécies que mais se destacam são as T. cruzi e 
T. brucei por causarem a doença de Chagas e doença do sono, respectivamente. Baseado no 
modo de transmissão, as espécies de Trypanosoma são divididas em duas classes: estercoraria 




2.3.1. Trypanosoma cruzi 
 
 A doença de Chagas, também conhecida como Tripanossomíase americana, teve sua 
primeira descrição feita por Carlos Chagas em 1909 e está entre as doenças tropicais 
negligenciadas. Já são quase sete milhões de pessoas infectadas no mundo, sendo a América 
Latina o local com maior número de casos. Somente no Brasil, segundo dados de 2010, há mais 
de 1.156.821 casos  (WHO, 2010; ECHEVERRIA; MORILLO, 2019). 
A migração humana para regiões não endêmicas tem tornado a doença de Chagas um 
problema global, uma vez que 94-96% dos imigrantes infectados com T. cruzi não são 
diagnosticados. Os Estados Unidos e Europa são os destinos mais comuns de imigrantes 
advindos da América Latina (área endêmica) e estima-se que 68.000 a 123.000 mil pessoas 
infectadas pelo T. cruzi vivam na Europa, especialmente na Espanha. Em países não endêmicos, 
o padrão de transmissão se altera, uma vez que não há a presença de vetor, assim, o transplante 
de órgãos de doadores infectados, transfusão de sangue e a transmissão vertical (mãe para filho) 
são as formas de transmissão envolvidas (BASILE et al., 2011; PINAZO; GASCON, 2015).  
 
 Dados publicados pelo Ministério da Saúde demostram que em 2018 foram notificados 
4.685 indivíduos suspeitos com doença de Chagas em fase aguda no Brasil e destes, 8.1% (380) 
foram confirmados. A maior proporção está concentrada na região Norte, responsável por 
92,1% dos casos. No mesmo ano, três óbitos por doença de Chagas ocorreram, 2 no estado do 
Pará e outro em Tocantins. Quanto a forma de transmissão, dos 380 casos confirmados, 330 
tiveram a forma oral como provável modo de transmissão (BRASIL, 2019). 
 
Figura 2- Classificação dos principais tripanossomas de mamíferos. A:Gênero; B: Subgênero; C: 
Espécie; D: Subespécie. Fonte: BAKER, 1983. 
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O principal meio de transmissão em áreas endêmicas ocorre por meio de insetos 
hematófagos triatomíneos. Porém, em áreas não endêmicas, outros meios de transmissão 
ganham importância como transfusão de sangue, transplante de órgãos, contaminação oral, 
acidentes laboratoriais e transmissão vertical e sexual, esta última, comprovada somente em 
estudo utilizando roedores. Apesar de grande esforço, a real extensão de infecção pelo T. cruzi, 
seja em área endêmica ou não, não é totalmente conhecida, já que muitas infecções são 
assintomáticas e não diagnosticadas. Outro agravante, é que pacientes assintomáticos e animais 
infectados funcionam como reservatórios do agente, perpetuando a sua disseminação 
(RIBEIRO et al., 2016; ECHEVERRIA; MORILLO, 2019; GUARNER, 2019). 
 Na transmissão em que há o envolvimento do vetor, formas tripomastigotas 
metacíclicas que estão presentes nas excretas do inseto, penetram através do pequeno ferimento 
causado no momento da picada ou via membranas mucosas. Uma vez no organismo, o parasito 
invade órgãos como fígado, intestino, baço, gânglios linfáticos, sistema nervoso central e 
músculo cardíaco e esquelético, onde o protozoário se diferencia em amastigotas passando por 
multiplicação. Em seguida, quando o tecido está repleto por formas amastigotas, estas se 
transformam em tripomastigotas e rompem a célula invadindo tecidos adjacentes, sistema 
linfático e circulação sanguínea (CÓRDOVA; MAIOLO; CORTI, 2010; de DE OLIVEIRA et 
al., 2018). O triatomíneo, no momento do repasto sanguíneo em hospeteiro infectado pelo T. 
cruzi, ingere juntamente com o sangue formas tripomastigotas. No trato digestivo do vetor, as 
formas tripomastigotas se tornam epimastigotas, as quais se multiplicam retornando à forma 
tripomastigota metacíclica no terço final do trato digestivo, podendo reiniciar o ciclo em caso 




Figura 3- Ciclo de vida do Trypanosoma cruzi. 
Fonte: Adaptado de https://www.cdc.gov/parasites/chagas/biology.html. Acessado em 
31/01/2020. 
 
O comportamento do vetor, bem como dos hospedeiros, tem mudado ao longo dos anos 
devido a interferência do homem por meio da ocupação desordenada do meio ambiente. Esse 
comportamento humano, resulta na diminuição da oferta alimentar (hematofagia) para os 
triatomíneos, que se deslocam para novas áreas em busca de alimento, uma vez que a fauna 
nativa desapareceu. Assim, pela pressão da menor oferta alimentar, o triatomíneo passa a se 
alimentar das mais variadas espécies de mamíferos, que em sua maioria são sabidamente 
excelentes reservatórios do T. cruzi, principalmente marsupiais e roedores (OPS, 2009). 
A invasão do homem no meio ambiente e o deslocamento do inseto vetor em busca de 
alimento, faz com que estes dividam o mesmo ambiente que humanos, e com isso a transmissão 
oral torna-se importante. Os vetores ao estarem em lugares em que há manuseio e 
processamento de alimentos, podem contaminar pessoas, seja pela ingesta do inseto, que 
acidentalmente foi triturado, ou pela ingesta das excretas em preparações de alimentos. Os 
principais alimentos associados a essa modalidade de transmissão são sucos in natura de açaí, 
bacaba e caldo de cana-de-açúcar. (OPS, 2009; DE SOUZA-LIMA et al., 2013).A transmissão 
por ingestão de carnes de caças cruas ou malcozidas, apesar de rara, também oferece riscos à 
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saúde humana. Após a ingestão, as formas tripomastigotas invadem o epitélio gástrico para 
então ganharem a circulação sanguínea e se multiplicarem nos tecidos como amastigotas 
(ABAD-FRANCH et al., 2009; RUEDA et al., 2014; SANGENIS et al., 2016)  
A doença de Chagas possui duas apresentações clínicas, fase aguda e fase crônica. A 
fase aguda, na maioria dos casos, é assintomática e progride para fase crônica se não for tratada. 
A maioria dos infectados não apresentam sintomas ou envolvimento visceral cardíaco e 
digestivo e são chamados de casos indeterminados, porém são soro reagentes para T. cruzi. O 
prognóstico é considerado bom para estes pacientes que permanecem a vida toda na forma 
indeterminada da doença (DIAS, 1989). Entretanto, décadas após a infecção inicial, 20 a 30%  
dos pacientes apresentarão alteração cardíaca e ou digestiva (principalmente cardiopatia, 
megacólon e/ou megaesôfago) (BILDER; GOIN, 2018; PÉREZ-MOLINA; MOLINA, 2018; 
OLIVEIRA; SILVEIRA; LUQUETTI, 2019). 
Animais domésticos e silvestres são sabidamente reservatórios para T. cruzi. Na 
literatura, já é bem relatado infecção pelo T. cruzi em cães e gatos, os quais oferecem  risco a 
saúde humana. Infecção em outros animais domésticos como suínos, pequenos e grandes 
ruminantes e equinos também já foi relatada (GÜRTLER et al., 2007; BEZERRA et al., 2014; 
BRYAN et al., 2016). 
Além das formas metacíclicas contidas nas fezes dos triatomíneos  presentes em 
ninhos/abrigos de animais silvestres, há também transmissão ligada à cadeia trófica. Todas as 
ordens de mamíferos (Artiodactyla, Chiroptera, Primata, Carnivora, Rodentia, Cingulata, Pilosa 
e Didelphimorfia) estão envolvidas em menor ou maior grau na transmissão do T. cruzi. Jansen 
e colaboradores (2018) mostraram que no Brasil espécies de marsupiais (Philander spp e 
Didelphis spp), coati (Nasua nasua) e primaras (Sapajus libidinosus e Leontopithecus rosalia) 
podem funcionar como reservatórios do parasito (JANSEN; XAVIER; ROQUE, 2015). 
Estudos realizados com mamíferos silvestres dos seis biomas brasileiros (Floresta 
Amazônica, Mata Atlântica, Caatinga, Cerrado, Pampa e Pantanal) utilizando como métodos 
diagnósticos hemocultura e sorologia (imunofluorescência indireta), verificaram dentre os 
animais testados que o cerrado possui o menor número de mamíferos infectados enquanto que 






2.3.2. Trypanosoma evansi  
 
O T. evansi foi a primeira espécie de tripanossoma patogênica para mamíferos a ser 
descrita na literatura. Nos animais domésticos ele causa a doença conhecida como surra, mal 
das cadeiras ou derrengueira, tendo grande importância econômica em países da África, Ásia e 
América do Sul.(HOARE, 1972; DESQUESNES et al., 2013a). 
O T. evansi tem como característica genética singular a perda do maxicírculo 
cinetoplástico. Isso resulta na incapacidade do agente etiológico em realizar mudanças 
morfológicas, como ocorrem em outras espécies em que há transmissão cíclica. Por esta razão, 
sua transmissão ocorre de forma mecânica por insetos do gênero Tabanus e Stomoxys, o que 
leva alguns autores a optarem por descrever os insetos envolvidos na transmissão do T. evansi 
como inoculadores mecânicos (BRUN; HECKER; LUN, 1998). 
A transmissão mecânica é um processo inespecífico que acontece quando o inseto se 
alimenta em hospedeiros infectados. No início do repasto sanguíneo, o inseto é interrompido 
por movimentos defensivos do hospedeiro e se desloca de um animal para outro, para iniciar 
um novo repasto. Contudo, o aparato bucal do inseto pode conter pequena quantidade de sangue 
oriundo do primeiro hospedeiro que ascendeu por capilaridade. Desta forma, o sangue residual 
do aparato bucal é inoculado no animal seguinte logo no início da alimentação quando o inseto 
inocula saliva contendo propriedades anticoagulantes. Outras formas de transmissão mecânica 
podem ocorrer por meio de uso de instrumentos cirúrgicos não estéreis, principalmente em 
campanhas de vacinação e também por contaminação de feridas (DESQUESNES et al., 2013b). 
Carnívoros podem se infectar por via oral ao ingerirem uma presa infectada. Esta forma 
de infecção ocorre mais facilmente se houver lesões na mucosa oral. Cães e gatos residentes 
próximos a abatedouros podem se infectar ao ingerirem restos de carne, sangue e/ou vísceras 
de animais infectados (BAZOLLI et al., 2002; SIVAJOTHI; SUDHAKARA REDDY, 2018). 
Morcegos hematófagos também tem papel importante na transmissão, principalmente 
para equídeos e bovinos. Estes vetores biológicos se infectam por via oral ao consumir sangue 
infectado e como hospedeiros podem morrer na fase inicial. Nos indivíduos que sobrevivem, o 
parasita se multiplica no sangue chegando às glândulas salivares caracterizando a infecção 
crônica nos morcegos. Nas colônias, morcegos contaminam uns aos outros por 
lambedura/mordedura e se tornam vetores permanentes auxiliando na manutenção do agente 
(BRUN; HECKER; LUN, 1998). 
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Na América Latina, estudos já reportaram infecção por T. evansi em equinos, bovinos, 
cães, capivaras, morcegos e quatis. A infecção em capivaras já foi relatada e, apesar de serem 
consideradas resistentes ao patógeno e não apresentarem sinais clínicos, estudo realizado com 
60 capivaras na Argentina, encontraram diferenças entre os grupos de animais infectados e 
sadios na condição corpórea e também nos níveis séricos de albumina e gama-globulinas.Os 
animais infectados apresentaram menor condição corpórea e maiores níveis de gama-globulinas 
(EBERHARDT et al., 2017a; FILGUEIRAS et al., 2019). 
 
2.3.3. Trypanosoma brucei 
 
 A doença do sono ou tripanossomíase africana humana (HAT), é uma doença humana 
transmitida por insetos hematófagos do gênero Glossina (BÜSCHER et al., 2017).Existem duas 
formas da doença a depender da subespécie envolvida. A forma de lenta progressão é causada 
pelo T. brucei gambiense e ocorre na África ocidental e central (HAT gambiense). Já a forma 
de rápida progressão, está relacionada a infecções pelo T. brucei rhodesiense, ocorrendo na 
África oriental e do Sul (HAT rhodesiense) (WHO, 2019).  
Os vetores ocupam uma ampla área e, apesar disso, a HAT tem uma distribuição focal, 
o que dificulta o entendimento da complexa interação entre parasita, vetor, hospedeiro e 
ambiente. Normalmente, é uma doença rural,  e o comportamento de realizar atividades de 
pesca, caça, busca de água em corpos d’agua é um fator de risco, uma vez que,  se os humanos 
se expõem ao vetor (WHO, 2019). 
Ambos os sexos de moscas são capazes de transmitir tripanossomas. Elas se infectam 
quando ingerem sangue de um hospedeiro infectado. Ao se alimentarem, inoculam formas 
metacíclicas na pele do mamífero, e permanecem alguns dias até ganharem os linfonodos e, em 
seguida, a circulação sanguínea. No sangue passam por transformação alongando o seu corpo 
como forma de adaptação ao novo ambiente passando também por multiplicação (fissão 
binária) podendo invadir órgãos, incluindo o parênquima cerebral. Outras sofrem mudança do 
corpo celular e se tornam compactas, sendo ingeridas pelas moscas tsé-tsé quando estas se 
alimentam em humanos ou outros mamíferos infectados. No vetor, o T. brucei passa por 
diversas transformações ao longo do intestino até chegar na glândula salivar produzindo formas 
metacíclicas capazes de serem transmitidas para o próximo hospedeiro, reiniciando o ciclo 




A subespécie T. brucei brucei que acomete animais e juntamente com T. vivax e T. 
congolense causam uma doença chamada de Nagana, que tem grande impacto na pecuária na 
África. Os seres humanos não são infectados por esses agentes devido a incapacidade deles em 
sobreviver ao fator lítico de tripanossoma, presentes no soro humano (KENNEDY, 2013). 
 
2.4. Leishmania spp. 
 
As leishmanioses são doenças negligenciadas causadas pelos protozoários do gênero 
Leishmania, transmitido aos mamíferos por insetos do gênero Phlebotomus e Lutzomyia, 
ocorrendo em 88 países de quatro continentes. Cerca de 1,6 milhões de novos casos humanos 
ocorrem anualmente (WHO, 2010; HANDLER et al., 2015). 
Classicamente, as leishmanioses são classificadas pelo critério geográfico, sendo 
divididos em dois grupos: leishmanioses do velho mundo e do novo mundo. Contudo, 
classificações mais atuais têm sido fundamentadas no estudo filogenético das espécies 
(AKHOUNDI et al., 2016). 
As espécies do novo mundo são agrupadas em dois complexos formados pelo complexo 
L. mexicana que engloba também a espécie L amazonenses; e o complexo L. braziliensis 
englobando L. panamensis e L. guyanensis. Já no velho mundo, composta também por dois 
 
Figura 4- Ciclo de vida do Trypanosoma brucei. Fonte: Adaptado de Büscher et al., 2017. 
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complexos, temos complexo L. major  que engloba L tropica; e complexo L. donovani que 
engloba L. infantum (KOBETS; GREKOV; LIPOLDOVÁ, 2012).  
São seis as formas clínicas de apresentação das leishmanioses, definidas de acordo com 
localização do parasita no organismo do hospedeiro. São elas: visceral, dermal, cutânea, cutânea 
difusa, mucocutânea e leishmaniose de mucosa. A forma mais comum é a leishmaniose visceral, 
que afeta principalmente indivíduos de países como Afeganistão, Síria, Arábia Saudita,  Iran, 
Algéria, Tunísia, Brasil e Peru, os quais concentram mais de 90% dos casos (ALVAR et al., 
2012). 
Dentre as apresentações clínicas, a leishmaniose visceral (LV) é a forma mais agressiva. 
É uma doença sistêmica causada por espécies do complexo L. donovani (L. donovani sensu 
sticto- responsável pela LV no subcontinente Indiano; L.donovani sensu lato- responsável pela 
LV no leste da África e L. infantum (syn. L. Chagase), responsável pela LV no litoral do 
Mediterrâneo, África, China e nas Américas, afetando um grande número de pessoas. Somente 
nas américas, 12 países são considerados endêmicos. Entre os anos de 2001 e 2018 foram 
registrados 63.331 novos casos de leishmaniose visceral nestes países. Só no ano de 2018 foram 
registrados 3.562 novos casos em toda América. Deste total, o Brasil reportou 3.466, 
correspondendo a 97% dos casos (OPAS, 2019; ARONSON; MAGILL, 2020).A LV é 
considerada um problema de saúde pública grave no território brasileiro devido a sua 
magnitude, expansão geográfica e controle complexo, sendo registrada em 21 estados 
(ANVERSA et al., 2018). 
O Distrito Federal (DF) é considerado uma região endêmica para LV. No ano de 2019 
foram notificados 107 casos em humanos no Brasil. Destes, 27 foram confirmados, sendo 11 
residentes no DF e16 residentes em outras unidades federativas. Um caso autóctone foi 
registrado na Asa Norte, com local de possível infecção o Jardim Botânico de Brasília e um 
caso oriundo da cidade de Guanambi (BA) veio a óbito (DISTRITO FEDERAL, 2019).  
Ao redor do mundo, as espécies de reservatórios de LV são diferentes. Na Índia, o inseto 
vetor se alimenta estritamente de humanos e, por esse motivo, somente o homem é considerado 
reservatório. Já no Brasil, além dos humanos, cães e gatos são os principais reservatórios, ao 
passo que na África não se tem o completo entendimento de qual espécie funciona como 
reservatório, e estudos sugerem envolvimento humano e de roedores (ASFARAM; FAKHAR; 
TESHNIZI, 2019; ARONSON; MAGILL, 2020).  
Nos vertebrados, a transmissão ocorre por meio da picada de flebotomíneos fêmeas 
infectadas pelo protozoário. Espécies de canídeos, marsupiais, roedores e morcegos 
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desempenham um papel importante de reservatório, atuando na manutenção do agente no meio 
silvestre (STAUCH et al., 2014; AKHOUNDI et al., 2017). 
No meio urbano, os componentes da malha de transmissão são complexos. O cão (Canis 
familiaris) é o principal reservatório do parasito causador da LV, tendo papel importante na 
transmissão, manutenção e epidemiologia da doença. Isso se deve principalmente à 
movimentação indiscriminada de cães, o estabelecimento de populações de flebotomíneos em 
regiões que eram livres da presença de inseto vetor, bem como a ineficiência do programa de 
controle. Estudo recente realizado em área periurbana no DF relatou uma taxa de infecção de 
55% nos cães amostrados (DANTAS-TORRES et al., 2019; RIBEIRO et al., 2019). 
A transmissão ocorre quando o vetor fêmea ingere sangue de mamíferos infectados que 
contém formas amastigotas. No intestino do vetor, as formas amastigotas se transformam em 
promastigotas metacíclicas, que se multiplicam e migram para a porção anterior do trato 
digestivo do vetor possibilitando a transmissão durante o repasto sanguíneo no hospedeiro 





Figura 5-  Ciclo de vida da leishmaniose visceral. Inseto vetor se alimenta de sangue infectado e formas 
amastigotas se transformam em promastigotas. No intestino médio se multiplicam e migram para a 
probóscide  e é inoculada por vetor fêmea nos mamíferos. No sítio de inoculação, formas promastigotas 
são fagocitadas por macrófagos ou outros fagócitos e  se transformam em amastigotas que se 
multiplicam rompendo a célula infectada e infetam outras células. Fonte: Adaptado de 
<https://upload.wikimedia.org/leishmania>. Acessado em 01/02/2020. 
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2.5. Diagnóstico das doenças causadas por tripanossomatídeos 
 
O diagnóstico das tripanossomíases pode ser realizado a partir de métodos 
parasitológicos, multiplicação, sorológicos e moleculares. Os métodos parasitológicos diretos 
têm boa eficiência na fase aguda, em que há  alta  parasitemia. Eles têm como princípio a 
visualização do parasita por meio de microscopia e são eles: lâmina úmida, esfregaço 
sanguíneo, método de Strout e microhematócrito. A lâmina úmida e esfregaço possuem 
sensibilidade de 34-85% e quando utilizado técnicas de concentração como a de 
microhematócrito e Strout, a sensibilidade pode ser superior a 95% (LUQUETTI; SCHIJMAN, 
2019). 
Os métodos de multiplicação são por vezes utilizados em baixas parasitemias para 
realizar testes farmacológicos em pacientes em fase crônica. Eles necessitam de equipamentos 
e mão de obra específicos que por vezes estão disponíveis apenas em instituições de pesquisa. 
As principais técnicas são hemocultura, xenodiagnóstico e inoculação animal (LUQUETTI; 
SCHIJMAN, 2019). 
Os testes sorológicos mais comuns utilizados são imunofluorescência indireta (RIFI), 
hemaglutinação indireta e ensaio de imunoabsorção enzimática (ELISA), que detectam 
anticorpos IgG anti T. cruzi. Segundo a Organização Mundial de Saúde (WHO, do inglês World 
Organization for Health), só são considerados reagentes amostras positivas que forem testadas 
em pelo menos duas técnicas sorológicas distintas (GUTIERREZ et al., 2004; FLORES-
CHÁVEZ et al., 2010). 
A Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), método molecular de diagnóstico da 
tripanossomíase, é uma ferramenta importante por ter alta especificidade, quase 100%. Além 
disso, a PCR em tempo real possibilita a avaliação da carga parasitária. Para a fase crônica da 
doença a PCR tem sensibilidade que varia de 50% a 90%, e isso se deve a variações dos 
protocolos utilizados e região alvo do gene (BRASIL et al., 2010; MELO et al., 2015; SABINO 
et al., 2015; CURA et al., 2017). 
A capacidade de amplo espectro, quando se trata de reservatórios envolvidos na 
transmissão da leishmaniose, faz com que o uso de técnicas  diagnósticas eficientes sejam uma 
importante  etapa no controle da doença. O diagnóstico da leishmaniose pode ser feito de 
maneira direta pela visualização do protozoário em aspirados de baço, medula óssea e 
linfonodos examinados por meio de microscopia óptica. Sua especificidade varia com o tipo de 
tecido. Esfregaços preparados a partir de baço, possuem maior sensibilidade (93,1 a 98,7%), 
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seguido dos esfregaços feitos de linfonodo e medula, cujas sensibilidades variam de 52 a 58% 
e 52 a 85% respectivamente. Este é um meio rápido e barato, porém invasivo que não permite 
diferenciar as espécies (HO; SOONG; LI, 1948; SIDDIG et al., 1988; AKHOUNDI et al., 
2017). 
A partir de aspirados de tecidos também pode ser feito isolamento em cultura, contudo, 
sua eficiência não passa de 70%. Além disso é um método que demanda um certo tempo e 
necessita de um aparato laboratorial. Já o xenodiagnóstico é um método que se baseia na 
exposição do vetor flebotomíneo competente a tecidos ou lesões possivelmente infectados. 
Após o repasto é realizada a pesquisa dos flagelados no intestino do inseto (SADLOVA et al., 
2015).  
Os testes sorológicos mais comuns utilizados são RIFI, hemaglutinação indireta e 
ELISA, que utilizam a detecção de anticorpos anti-leishmania em amostras de soro. Estes testes 
possuem alta sensibilidade podendo chegar a 90%, contudo, sua especificidade é baixa 
(ROMERO et al., 2009). 
A reação em cadeia da polimerase (PCR) permite amplificar o DNA ou RNA através de 
diversos ciclos in vitro. Por conseguir detectar o parasito, esta técnica se mostra superior a 
técnicas como o método direto e cultivo. Em amostra de sangue total, a PCR tem uma 
sensibilidade de 93% e especificidade de 95,6%. Além disso, permite quantificar o parasita e 
consequentemente avaliar a progressão da doença, bem como, estabelecer características como 
virulência e/ou resistência a drogas empregadas no tratamento da leishmaniose (ANTINORI et 
al., 2007; SCHONIAN; KUHLS; MAURICIO, 2011; DE RUITER et al., 2014). 
 
2.6. Carrapatos e família Trypanosomatidae 
 
A maioria dos vetores conhecidos envolvidos no ciclo de transmissão de espécies de 
trypanosomas são invertebrados hematófagos da classe Insecta e Ordem Diptera, como no caso 
das moscas tsé-tsé, Hemiptera, representados pelos triatomíneos. Contudo, outros hematófagos 
são associados a transmissão de tripanossoma, como os carrapatos, principalmente com o 
advento de técnicas moleculares, que possibilitaram a detecção de DNA destes protozoários 
nesses artrópodes (MORZARIA et al., 1986; MAROTTA et al., 2018; KAULICH et al., 2019). 
Da classe Ixodida, que possui 896 espécies de carrapatos, cerca de 10% estão implicados 
na transmissão de patógenos, principalmente relacionado aos do gênero Rickettsia. A 
transmissão de patógenos por meio do carrapato só é possível se o artrópode se alimentar em 
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hospedeiro vertebrado e adquirir o parasito durante o repasto sanguíneo, bem como, ter a 
capacidade de manter a infecção durante o seu ciclo de vida (transestadial, transovariana). Por 
fim, é necessário transferir o parasita para outro hospedeiro no momento do repasto sanguíneo 
(JONGEJAN; UILENBERG, 2004; BARKER; REISEN, 2019; COSTA et al., 2019). 
Espécies de trypanosoma já foram isoladas a partir de diferentes espécies de carrapatos 
em vários mamíferos hospedeiros. No estado do Rio de Janeiro, uma nova espécie de 
trypanosoma (Trypanosoma amblyommi sp. nov.) foi descrita a partir de carrapatos da espécie 
A. brasiliense que infestavam Queixadas (Tayassu pecari) (BARBOSA et al., 2017; 
MAROTTA et al., 2018). 
As espécies de carrapatos que infestam capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) 
descritas na literatura são Amblyomma sculptum e Amblyomma dubitatum e um único relato de 
infestação por A. triste foi realizado. Não há estudos que verifiquem a presença de protozoários 
da Família Trypanosomatidae em A. sculptum e A. dubitatum, nem que verifiquem a 
importância deles na manutenção das espécies ou o provável envolvimento do artrópode no 
ciclo destes agentes (CANÇADO et al., 2017; LUZ et al., 2019b). 
O estudo do carrapato como possível vetor de Leishmania se iniciou na década de 80, 
quando Mckenzie (1984) concluiu que Rhipicephalus sanguineus era capaz de transmitir 
Leishmania. Desde então, estudos foram realizados buscando entender o envolvimento desse 
artrópode na transmissão de Leishmania (DANTAS-TORRES, 2011). 
Formas amastigotas de Leishmania já foram identificadas no intestino, ovário e glândula 
salivar de Rhipicephalus sanguineus alimentados em cães sabidamente positivos para 
leishmaniose visceral canina (MEDEIROS-SILVA et al., 2015; VIOL et al., 2016). 
Dabaghmanesh e colaboradores (2016), por exemplo, demonstraram a ocorrência da 
transmissão transovariana e transestadial de Leishmania infantum em carrapato Rhipicephalus 
sanguineus. Apesar destas evidências, nenhum outro conseguiu comprovar que o R. sanguineus 
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PESQUISA DE AGENTES DA FAMÍLIA Trypanosomatidae EM 







Os tripanossomatídeos são uma família de diversos organismos caracterizados por possuírem 
um único axonema e cinetoplasto rico em DNA localizado na base do flagelo. Dos 13 gêneros 
reconhecidos, os gêneros Leishmania e Trypanosoma são conhecidos por serem patogênicos 
aos humanos e animais e causarem um grupo de doenças negligenciadas. A capivara 
(Hydrochoerus hydrochaeris) assume papel importante na epidemiologia das mais diversas 
patologias de caráter zoonótico como a febre maculosa, leptospirose, salmonelose, 
leishmaniose e tripanossomíase. Assim, os objetivos do presente estudo foram avaliar a 
presença de agentes da família Trypanosomatidae em amostras de sangue total e carrapatos de 
capivaras de vida livre do Distrito Federal (DF) por meio de ensaios moleculares (cPCR) e 
sorológicos (reação de imunofluorescência indireta - RIFI) e analisar as possíveis alterações 
laboratoriais (hemograma e bioquímicos) decorrentes destas infecções.  Das 57 amostras de 
sangue total testadas por meio da cPCR para o gene 24Sα-rDNA,  39 (68,4%) foram positivas. 
Todas as amostras foram negativas para Leishmania spp. e T. cruzi na cPCR e na RIFI. Houve 
diferença significativa entre os grupos de animais infectados e não infectados para os níveis de 
aspartato aminotransferase (AST),  número de hemácias e leucócitos totais. Dos 60 carrapatos 
testados, sete foram positivos para o gene 24Sα-rDNA . Os resultados mostram que as capivaras 
de vida livre do DF estão infectadas por Trypanosoma sp. e bem como os carrapatos coletados, 
indicando que estes artrópodes podem, de alguma forma, participar como vetores de espécies 
de tripanossomatideos nas populações de capivaras, e que estes animais não oferecem riscos à 
saúde pública quando se trata de infecção por T. cruzi e Leishmania spp. 
  
Palavras chave: 1. Tripanossomíases. 2. Hydrochoerus hydrochaeris. 3. Vetores artrópodes. 














Trypanosomatids are a family of diverse organisms characterized by having a single 
axoneme and kinetoplast rich in DNA located at the base of the flagellum. Of the 13 
recognized genera, the Leishmania and Trypanosoma genera are known to be pathogenic to 
humans and animals and to cause a group of neglected diseases. Capybara (Hydrochoerus 
hydrochaeris) plays an important role in the epidemiology of the most diverse pathologies 
of a zoonotic character such as spotted fever, leptospirosis, salmonellosis, leishmaniasis and 
trypanosomiasis. Thus, the objectives of the present study were to evaluate the presence of 
agents of the Trypanosomatidae family in samples of whole blood and ticks of free-ranging 
capybaras in the Federal District (DF) through molecular (cPCR) and serological tests 
(indirect immunofluorescence reaction - RIFI) and analyze possible laboratory changes 
(blood count and biochemicals) resulting from these infections. Of the 57 whole blood 
samples tested using the cPCR for the 24Sα-rDNA gene, 39 (68.4%) were positive. All 
samples were negative for Leishmania spp. and T. cruzi at cPCR and RIFI. There was a 
significant difference between the groups of infected and uninfected animals for the levels 
of aspartate aminotransferase (AST), the number of red blood cells and total leukocyte. Of 
the 60 ticks tested, seven were positive for the 24Sα-rDNA gene. The results show that the 
free-ranging capybaras of the DF are infected with Trypanosoma sp. and as well as the 
collected ticks, indicating that these arthropods may, in some way, participate as vectors of 
trypanosomatid species in capybaras populations, and that these animals do not pose risks 
to public health when it comes to infection by T. cruzi and Leishmania spp. 
 
Key words: 1. Trypanosomiasis. 2. Hydrochoerus hydrochaeris. 3. Arthropod vectors. 4. 






As doenças causadas por parasitas que acometem tanto o homem quanto animais 
existem desde os primeiros relatos da humanidade, e até os dias de hoje são patógenos 
causadores de importantes enfermidades ao redor do mundo. Os tripanossomatídeos são uma 
família de organismos diversos caracterizados por possuírem um único axonema  e cinetoplasto 
rico em DNA localizado na base do flagelo. Dos 13 gêneros reconhecidos, os gêneros 
Leishmania e Trypanosoma destacam-se por serem patogênicos aos humanos e animais e 
causarem um grupo de doenças negligenciadas (MCGHEE; COSGROVE, 1980; COX, 2002; 
WHO, 2012). 
As tripanossomíases e as leishmanioses acometem uma gama de mamíferos e são 
encontradas no sangue e tecidos destes. Os insetos hematófagos possuem um papel crucial na 
sua transmissão (HOARE, 1972). 
A capivara (Hydrochoerus hydrochaeris) é hospedeiro conhecido do T. evansi, 
enquanto poucos são os dados sobre infecção de capivaras por T. cruzi. Este animal assume 
papel importante na epidemiologia das mais diversas patologias de caráter zoonótico como a 
febre maculosa, a leptospirose, a salmonelose, as leishmanioses e as tripanossomíases 
(HERRERA et al., 2004; FONSECA; ESTON, 2007; VALADAS et al., 2010; CHIACCHIO et 
al., 2014; EBERHARDT et al., 2014b; RICHINI-PEREIRA et al., 2014; DE ALBUQUERQUE 
et al., 2017; COSTA et al., 2019; FARIKOSKI et al., 2019; LUZ et al., 2019a) 
O diagnóstico das tripanossomíases realizado por meio da PCR já é bem descrito na 
literatura, sendo considerado um ótimo meio diagnóstico. Outras técnicas como o ELISA, a 
hemaglutinação indireta (HAI) e a RIFI também são indicadas no diagnóstico de 
tripanossomíase (DESQUESNES et al., 2013a). 
Entender a real situação da complexa malha entre vetores e hospedeiros mamíferos é 
importante para a prevenção da transmissão dos tripanossomas e das leishmanias para humanos 
e animais, principalmente frente à constante mudança climática e sobreposição da vida urbana 
e silvestre. Por isso, o presente trabalho teve por objetivo investigar presença de agentes da 
família Trypanosomatidae em amostras de sangue total e carrapatos de capivaras 




2. Materiais e métodos  
 
Aspectos éticos 
Todos os procedimentos realizados foram aprovados pela Comissão de Ética no Uso de 
Animais (CEUA) da Universidade de Brasília registrado com o protocolo de nº 20/2019 e 
registrado no SISBIO (Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade com o número 
43798-1 (Anexos A). 
 
Área de estudo 
O estudo foi conduzido nas áreas de Fundação Jardim Zoológico de Brasília, Campo 
Experimental Fazenda Sucupira, pertencente à Embrapa Recursos Genéticos e Biotecnologia, 
e no Lago Paranoá próximo ao Palácio da Alvorada. (Figura 1, 2 e 3). 
 
 
Figura 1. Georreferenciamento do ponto de colheita do Campo Experimental Fazenda Sucupira Lat:15° 








Figura 2. Georreferenciamento dos pontos de colheita da Fundação Zoológico de Brasília Ponto A: 
Lat:15° 50’ 48” S, Long: 047° 56’ 27” W; Ponto B: Lat:15° 51’ 03” S, Lon: 047° 56’ 17” W e Ponto C: 




Figura 3. Georreferenciamento do ponto de colheita da região do lago Paranoá-DF Lat:15° 47’ 30” S, 
Long: 047° 47’ 49” W; Disponível em https://earthexplorer.usgs.gov/. Acessado em 28/01/2020 
 
Captura e colheita de amostras 
Os animais foram condicionados com utilização de ceva e apito por um período prévio 
de três meses até que estes entrassem nos bretes. Após este período de condicionamento, as 
capturas dos animais foram feitas com a utilização de bretes de contenção e cevas constituídas 






submetidos a contenção química via intramuscular, com utilização de zarabatana e dardo 
anestésico contendo uma associação de Cetamina (2,0 mg/kg) e Xilazina (0,5 mg/kg). Para 
acelerar o retorno anestésico foi utilizado cloreto de ioimbina (0,1 mg/kg). Os animais foram 
manejados individualmente, monitorados e liberados somente após a total recuperação de 
qualquer efeito provocado pelo fármaco dissociativo para mitigar risco de acidentes (Figuras 




















Figura 4. A: Animais já condicionados a entrarem no brete. B: Administração de fármacos anestésicos 
via intramuscular em capivara (Hydrochoerus hydrochaeris) Fonte: Arquivo pessoal. 
 
 
A colheita de sangue foi realizada por meio de venopunção da veia femoral em tubos 
contendo anticoagulante (EDTA) e também em tubos secos para a obtenção de soro, ambos 




Além das amostras de sangue, foram coletados carrapatos das capivaras durante os 
manejos, por um período de 5 minutos por animal, os quais foram acondicionados em tubos 
cônicos do tipo falcon devidamente identificados e no laboratório foram acondicionados em 




Figura 5. Colheita de sangue de capivara (Hydrochoerus hydrochaeris) por venopunção da veia 
femoral. Fonte: Arquivo pessoal. 
 
Análises hematológicas e bioquímicas  
As amostras de sangue foram processadas e analisadas no Laboratório de Patologia Clínica 
do Hospital Veterinário de Pequenos Animais da Universidade de Brasília (UnB) em até duas horas 
após a colheita, buscando-se assim evitar alterações dos parâmetros hematológicos em 
decorrência do tempo de processamento. 
Uma vez encaminhadas ao laboratório, foi determinado o número de eritrócitos (/µL) e 
leucócitos totais (/µL) manualmente com a utilização do hemocitômetro (câmara de Neubauer). 
Para contagem de eritrócitos foi preparada uma diluição de 10µL de sangue total em 1.990µL 
de líquido de Hayem com auxílio de pipetas automáticas e, uma vez preenchida a câmara, foram 
contados os eritrócitos contidos nos cinco quadrantes secundários do quadrante central e 
multiplicados por 10.000 (fator de conversão). Para determinação do número de leucócitos 
totais, o sangue total foi diluído com Líquido de Turk na diluição de 1:20 e contados nos 
quadrantes das extremidades da câmara sendo posteriormente multiplicados por 50 (fator de 
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conversão). Em ambas as contagens, após o preenchimento da câmara, foi respeitado o tempo 
de 5 minutos para completa sedimentação das células. 
O volume globular (%) foi determinado através da centrifugação de um capilar 
preenchido com sangue total a 10.000 rpm durante 5 minutos e posterior leitura em tabela 
específica (GOLDENFARB et al., 1971). Já a concentração de hemoglobina (g/dL) foi 
realizada utilizando uma diluição de 10µL de sangue total em 2500µL de líquido de Drabkin. 
Após o preparo dessa solução, foi aguardado 5 minutos para a completa lise dos eritrócitos. Em 
seguida foi realizado leitura em espectofotômetro semiautomático BIO 2000 (Bioplus®) 
utilizando comprimento de onda de 540nm acertando o zero com Drabkin. 
Uma vez obtidos os valores das análises sanguíneas, foram obtidos os índices 
hematimétricos (VCM: volume corpuscular médio; CHCM: concentração de hemoglobina 
corpuscular média; HCM: hemoglobina corpuscular média) através de cálculo padrão. 
Foram confeccionados esfregaços sanguíneos e corados com panótico rápido 
(Laborclin®) para realização da contagem diferencial de leucócitos e estimativa manual de 
plaquetas. A contagem diferencial de leucócitos foi realizada a partir da contagem de 100 
leucócitos na objetiva de imersão (x100), já a estimativa manual de plaquetas foi calculada a 
partir do número de plaquetas visualizadas em 10 campos na objetiva de imersão e utilizando a 
seguinte fórmula 𝑥 = 2.000 . 𝑦, onde y é o número obtido da contagem das plaquetas contidas 
dos 10 campos de imersão (NOSANCHUK; CHANG; BENNETT, 1978; WEISER, 2012) 
As amostras acondicionadas em tubos secos foram centrifugadas a 2.500 rpm por 10 
minutos para a obtenção do soro e acondicionadas em microtubos. Uma alíquota foi utilizada 
para realização da determinação sérica da atividade enzimática de alanina aminotransferase 
(ALT), aspartato aminotransferase (AST), gamma-glutamiltransferase (GGT), fosfatase 
alcalina (FA), quantificação de ureia, creatinina, proteínas totais e albumina utilizando o 
analisador automático Cobas C-111 (Roche Diagnostics®). A segunda alíquota foi armazenada 
a -20°C para realização das sorologias. 
 
Ensaios parasitológicos 
Foram confeccionados esfregaços sanguíneos e corados com panótico rápido 
(Laborclin®) para realização de pesquisa direta de hemoparasitas por meio de microscopia nas 
objetivas de 40X e 100X. Tubos de hematócritos após centrifugação foram utilizados para 
pesquisa de tripanossomatídeos com ajuda de microscópio na objetiva de 10x (WOO, 1969). 
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Foram também confeccionadas lâminas úmidas por gota espessa para pesquisa direta do 
parasito nas objetivas de 10X, 20X e 40X. 
 
Ensaios moleculares 
A obtenção de DNA e os ensaios de reação de polimerase em cadeia convencional 
(cPCR) foram realizados no Laboratório de Microbiologia e Patologia Molecular da Faculdade 
de Medicina Veterinária (FAV) da UnB. 
A extração de DNA foi realizada com 200µL de sangue contendo EDTA, utilizando o 
Kit Illustra Blood Genomicprep (GE Health Care®) de acordo com as orientações do fabricante 
e armazenadas a -20°C até o momento da realização da cPCR.  
O DNA dos carrapatos foi extraído por meio do protocolo proposto por SANGIONI et 
al., 2005 (Anexo B) com a utilização de isotiocianato de guanidina e fenol clorofórmio e 
posteriormente armazenado à -20ºC até a realização dos ensaios de PCR. 
As reações de PCR foram compostas por tampão 1X da Taq polimerase (Invitrogen®), 
2mM de MgCl2, oligonucleotídeos (10pmol), 0,25mM de dNTP (Invitrogen®), 1 U de Taq 
DNA polimerase (Invitrogen®) e cerca de 5 ng de DNA do produto da extração da amostra 
para um volume final de 25 µL. Todas as amostras foram testadas em duplicatas e amostras 
sabidamente positivas para T. cruzi e Leishmania sp. foram utilizadas como controles positivos 
das reações, bem como água Mili-Q® como controles negativos. Todas as reações foram 
realizadas no termociclador BioradMyCyclerTM Thermal Cycler (Bio-Rad Laboratories, 
Hercules, CA). 
As reações utilizando os oligonucleotídeos D75 (5’- GCA GAT CTT GGT TGG CGT 
AG -3’) e D76 (5’- CGT TCT CTG TTG CCC CTT TT -3’) (Tabela 1) utilizaram o protocolo 
touchdown, no qual ocorre a queda gradual da temperatura de anelamento em cada ciclo ( Lee 
et al., 2000). Na etapa inicial, após prévio aquecimento da tampa por 2 minutos, as amostras 
foram incubadas a 94°C por 3 minutos para ocorrer a desnaturação inicial. Em seguida, as 
amostras passaram por quatro ciclos de 94°C por 1 minuto para a desnaturação da fita de DNA, 
62°C por 1 minuto para anelamento dos oligonucleotídeos (diminuindo 2°C por ciclo) e 72°C 
por 1 minuto para  extensão das fitas. Ao término desta etapa, foram realizados 35 ciclos de 
94°C por 1 minuto, 52°C e 72°C por 1 minuto. Por último, foi realizada extensão final a 72°C 
por 10 minutos. 
A detecção específica do T. cruzi foi realizada com os oligonucleotídeos 121(5’- AAT 
GTA CGG GTG AGA TGC ATGA-3’) e 122 (5’- GTT CGA TTG GGG TTG GTG TAA 
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TATA 3’) (Tabela 1) que amplifica kDNA, e utilizou-se o seguinte protocolo: um ciclo de 
desnaturação (5 min, 95ºC); seguido por 35 ciclos de desnaturação (1 min, 95 ºC), anelamento 
(1 min, 65°C) e extensão (1 min, 72ºC) e um ciclo de extensão final (10 min, 72ºC). 
Na detecção de Leishmania spp. com os oligonucleotídeos R221 (5’- GGT TCC TTT 
CCT GAT TTA CG -3’) e R332 (5’- GGC CGG TAA AGG CCG AAT AG -3’)  (Tabela 1) 
que que tem como região alvo  o gene SSU-rRNA, os ensaios foram realizados adotando as 
seguintes condições: 1 ciclo de desnaturação (5 min, 95 ºC); seguido por 38 ciclos de 
desnaturação (1 min, 95 ºC), anelamento (1 min, 53°C) e extensão (1 min, 72ºC) e um ciclo de 
extensão final (5 min, 72ºC).   
Todas as amostras extraídas de sangue foram submetidas à cPCR para confirmação do 
gene que codifica a enzima GAPH (gliceraldeído-3fosfato desidrogenase) utilizando os 
oligonucleotídeos GAPDH-F (5’- CCT TCA TTG ACC TCA ACT ACA T -3’) e GAPDH-R  
(5’- CCA AAG TTG TCA TGG ATG ACC -3’) (Tabela 1) para validar a extração realizada 
permitindo avaliar a integridade do DNA extraído, e principalmente, verificar a presença de 
inibidores da PCR (BIRKENHEUER; LEVY; BREITSCHWERDT, 2003). Para este gene, os 
ensaios de cPCR foram realizados com o  protocolo de: 1 ciclo de desnaturação inicial (5 min, 
95 ºC); seguido por 40 ciclos de desnaturação (1 min, 95 ºC), anelamento (1 min, 53°C) e 
extensão (1 min, 72ºC) e um ciclo de extensão final (5 min, 72ºC).    
Todas as amostras de DNA extraídas de carrapatos foram submetidas à PCR para 
confirmação do gene mitocondrial 16S rRNA, específico para esses aracnídeos, a partir da 
utilização dos oligonucleotídeos TK-F (5’- CTG CTC AAT GAT TTT TTA AAT TGC GG -
3’) e TK-R (5’- ACG CTG TTA TCC CTA GAG -3’) (Tabela 1). Os ensaios de cPCR foram 
realizados da seguinte forma: 1 ciclo de desnaturação (8 min, 94°C); seguido por 10 ciclos de 
desnaturação (1 min, 92ºC), anelamento (1 min, 48°C) e extensão (1 min 30s, 72ºC). E 32 ciclos 
de desnaturação (1 min, 92ºC), anelamento (1 min, 54ºC), extensão (1 min 30s, 72ºC) e um 
passo final de extensão (10 min, 72°C). 
Os oligonucleotídeos, região alvo do gene, sequência dos pares de base, especificidade 





Tabela 1. Oligonucleotídeos e suas características utilizados para detecção de tripanossomatídeos em 
capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) e carrapatos do Distrito Federal. 
Gene Sequencias dos Oligonucleotídeos (‘5-3’) Especificidade Fragmento Referências 
24Sα- 
rDNA 
D75 GCA GAT CTT GGT TGG CGT AG 








121 AAT GTA CGG GTG AGA TGC ATGA 
122 GTT CGA TTG GGG TTG GTG TAA TATA 
 
T. cruzi 
330pb (WINCKER et al., 1994) 
SSU-rRNA 
R221 GGT TCC TTT CCT GAT TTA CG 
R332 GGC CGG TAA AGG CCG AAT AG 
 
Leishmania sp. 
603pb (VAN EYS et al., 1992) 
m16SrRNA 
TK-F CTG CTC AAT GAT TTT TTA AAT TGC GG  
TK-R ACG CTG TTA TCC CTA GAG 
Carrapatos 320pb (HALOS et al., 2004) 
mRNA 
GAPDH-F CCT TCA TTG ACC TCA ACT ACA T  






rDNA: DNA ribossomal; kDNA: DNA do cinetoplasto; SSU-rRNA: RNA da pequena subunidade ribossomal. 
 
 
Os produtos de amplificação de todas as reações de PCR foram separados por 
eletroforese em gel de agarose 2%, corados em brometo de etídio (Vetec Sigma-Aldrich®, St 
Louis, MO) e visualizados sob luz ultravioleta (UV transiluminator®, UVP LLC, Upland,32 
CA). 
 
Ensaios sorológicos  
Os ensaios sorológicos foram realizados pelo método de imunofluorescência indireta 
(RIFI)  realizados no Laboratório de Zoonoses e Doenças Transmitidas por Vetores (LABZOO) 
localizados no Centro de Controle de Zoonoses de São Paulo. As amostras de soro sanguíneo 
das capivaras foram separadas por centrifugação e armazenadas à – 20°C até a realização da 
RIFI. Para detecção de anticorpos IgG anti-T. cruzi e anti-Leishmania foram utilizados 
antígenos fornecidos pelo Instituto Oswaldo Cruz. Como controle positivos e negativos foram 
utilizados soro de cão e humano utilizando seus respectivos conjugados.  
Solução salina tamponada com pH 7.2 foi utilizada para diluir as amostras a 1:20 e 
depositadas em áreas delimitadas nas lâminas previamente impregnadas com os antígenos 
seguido de incubação a 37°C por 30 minutos em câmara úmida e posteriormente lavadas com 
dois banhos de 10 minutos utilizando solução salina tamponada. Após a completa secagem em 
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temperatura ambiente, foi acrescido antigamaglobulina de capivara (produzido pelo LABZOO, 
CCZ-SP), marcado com isotiocianato de fluoresceína e diluído a 1:400 em azul de Evans 4 
mg%. As lâminas foram novamente incubadas e lavadas conforme descrito anteriormente.  
Após secagem, as lâminas foram preparadas com glicerina tamponada e lidas com auxílio de 
microscópio óptico, com aumento de 40X. Amostras reagentes para T. cruzi e Leishmania spp. 
foram consideradas aquelas que apresentaram epimastigotas e promastigotas fluorescentes, 
inclusive no flagelo. Todas as amostras foram submetidas à triagem na diluição de 1:20. 
Aquelas que se mostraram reagentes nesta diluição, foram preparadas diluições sucessivas. 
Amostras com reações com títulos maiores ou iguais a 1:40 foram consideradas positivas. 
 Identificação dos carrapatos 
Os carrapatos foram identificados por espécie, sexo e estágio de desenvolvimento, 
separados em larvas, ninfas, machos adultos e fêmeas adultas. A espécie foi classificada de 
acordo com a literatura (BATTESTI et al., 2006).  
 
Análise estatística 
 Para avaliação das diversas variáveis hematológicas e bioquímicas, foram utilizadas 
medidas de dispersão e de tendência central e medidas de frequência para descrever a presença 
de infecção.  
 Teste de Tukey  foi utilizado para comparar as variáveis hematológicas das populações 
de animais infectados e não infectados que apresentaram normalidade. Para variáveis que não 
apresentaram normalidade foi utilizado o teste de Mann-Whitney para avaliar o efeito da 
infeção e comparar dados hematológicos e bioquímicos obtidos entre os grupos de animais 
infectados e não infectados. Em ambos os testes foi considerada uma significância de 5%. 
 
3. Resultados  
 Foram capturadas 57 capivaras de vida livre para a colheita das amostras biológicas e 
carrapatos, sendo 15 machos (13 adultos e 02 jovens) e 42 fêmeas (35 adultas e 07 jovens). 
Considerando as regiões amostradas, foram capturadas 15 fêmeas adultas na região do lago 
Paranoá,  02 fêmeas adultas Fazenda Sucupira e 40 animais (15 machos e 25 fêmeas) no Jardim 
Zoológico de Brasília. 
Os resultados dos hemogramas e bioquímica sérica dos 57 animais estão dispostos nas 




Tabela 2. Valores obtidos no hemograma de capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) de vida 
livre do Distrito Federal.  
 
 Média ± Desvio Padrão Valor mínimo Valor máximo Mediana 
Eritrograma     
Volume globular (%) 37,9 ± 3,1 30 44 38 
Hemoglobina (g/dl) 11,85 ± 2,7 7,0 18,9 11,5 
Eritrócitos (x 106/µL) 3,0 ± 0,8 1,8 6,8 2,8 
VCM (fl) 131,4 ± 29,0 54,1 202,0 133,6 
CHCM (g/dl) 31,3 ± 6,7 16,6 50,8 30,8 
Leucograma     
Leucócitos totais (x 103/µL) 7128 ± 2233 2400 13900 6825 
Basófilos (x 103/ µL) 12,54 ± 38,55  0 192 0 
Monócitos (x 103/ µL) 854,8 ± 480,7 82 2349 817,5 
Eosinófilos (x 103/ µL) 1066 ± 598,5 0 2500 907,5 
Linfócitos (x 103/ µL) 1913 ± 974,9 81 4859 1852 
Heterófilos (x 103/ µL) 3262 ± 1583  1342 10147 2865 
Plaquetas (x10³/µL) 201 ± 58 96 324 191 
VCM: Volume Corpuscular Médio; 





 Nos métodos parasitológicos de pesquisa direta (pesquisa em esfregaço sanguíneo, 
visualização em tubos de hematócritos e pesquisa em gota espessa) nenhuma das 57 amostras 
foi positiva. 
Tabela 3. Valores obtidos na bioquímica sérica de capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) de 
vida livre do Distrito Federal.  
 
Bioquímicos 
Média ± Desvio 
Padrão 
Valor mínimo Valor máximo Mediana 
Alanina aminotransferase – ALT (UI/L)  54,9 ± 23,5 13 99 57 
Aspartato aminotransferase - AST (UI/L) 42,8 ± 22,5 17 143 36 
Gamma-glutamiltransferase – GGT (UI/L) 0,7 ± 1,0 0 3 0 
Fosfatase alcalina – FA (UI/L) 143,5 ± 99,2 33 418 110 
Ureia (mg/dl) 31,96 ± 11,84 14 60 30,50 
Creatinina (mg/dl) 1,4 ± 0,3 0,8 3,2 1,4 
Proteína total (g/dl) 6,0 ± 0,7 4,3 7,8 6,0 
Albumina (g/dl) 2,7 ± 0,6 1,4 4,1 2,9 
Globulina (g/dl) 3,2 ± 0,6 2,1 4,9 3,3 
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Das 57 amostras de sangue total testadas por cPCR para o gene 24Sα-rDNA específico 
para tripanossomatídeos, 39 (68,4%) foram positivas (Figura 6). Entretanto, nenhuma foi 
positiva nas cPCRs específicas para T. cruzi e para Leishmania sp. Na Figura 6, o controle 
apresenta-se acima do tamanho da banda esperada, isso se deve ao fato de que diferentes agentes 
da família Trypanosomatidae amplificam produtos de diferentes tamanhos.  
 
 
Figura 6- Resultado de ensaio de PCR em gel de eletroforese para a Família Trypanosomatidae, 
utilizando oligonucleotídeos D75/D76. Fragmentos DNA amplificados em duplicata a partir da 
extração de sangue total. Poços 1 e 2- controles negativos; Poços 3 ao 12- amostras de sangue 
de capivaras; Poços 5 ao 12- amostras positivas (270pb). Poços 13 e 14- Controle positivo (T. 
cruzi). Poço 15- Marcador de peso molecular 100pb (Invitrogen®) 
 
Na Figura 7 os animais positivos na PCR para tripanossomatídeos estão divididos por sexo 
e faixa etária e porcentagem em cada grupo, e observa-se, maior número de fêmeas adultas 












Figura 7: Relação de amostras de capivaras (Hydrochoerus hydrochaeris) positivas na cPCR 





























Foi realizado ensaio sorológico por RIFI em 55 amostras, duas amostras foram 
insuficientes para realizar o teste. Todas as amostras testadas foram sorologicamente negativas 
para T. cruzi e Leishmania sp., não apresentando sororreatividade na diluição de 1:40. 
As capivaras amostradas neste estudo estavam infestadas por carrapatos das espécies 
Amblyomma sculptum e Amblyomma dubitatum. Foram amostrados 558 carrapatos das 
capivaras. Destes, 162 (89 machos; 34 fêmeas; 39 ninfas) foram identificadas como Amblyoma 
sculptum e 387 (176 machos; 46 fêmeas e 165 ninfas) como Amblyomma dubitatum (Tabela 4). 
 
 
Foram extraídos o DNA de 231 amostras de carrapatos, sendo que, 4 a 5 artrópodes 
eram selecionados por animal amostrado, que posteriormente foram testados quanto a presença 
de agentes da família Trypanosomatidae por cPCR utilizando os oligonucletídeos D75/D76.  
Até o presente momento, foram testadas 60 amostras de carrapatos, 7 destas 
amplificaram um produto de 270 bp  sendo assim, considerados positivas. Dos 7 positivos para 
família Trypanosomatidae, dois eram da espécie A. dubitatum (uma ninfa; um macho) e cinco 
da espécie A. sculptum (duas fêmeas e 3 machos) (Figura 8). 
Tabela 4. Quantidade de carrapatos amostrados e número de carrapatos utilizados no diagnóstico por 
PCR de agentes da família Trypanossomatidae. 
 
 Identificação Taxonômica 
Sexo / Estágio Amblyomma sculptum Amblyomma dubitatum Amblyomma spp. 
Total PCR Total PCR Total PCR 
Larvas   9 0 
Ninfas 39  0 165  8  
Machos Adultos 89  30 176  6 
 Fêmeas Adultas 34  10 46  6 
 




Figura 8. Resultado de PCR em gel de eletroforese para Família Trypanosomatidae, utilizando 
oligonucleotídeos D75/D76 a partir da extração carrapatos. Poço 1- Marcador de peso molecular 100pb 
(Invitrogen®); Poços 2/3- controles negativos; Poços 4/5/6/7- amostras positivas; Poços 8/9- amostra 
negativa/;  Poço 10- controle positivo (T. cruzi); Poços 11/12/13/14/15- vazios. 
 Houve relação entre as capivaras e carrapatos positivos na cPCR. Todos os carrapatos 
que amplificaram o gene 24Sα-rDNA foram removidos de animais também positivos para o 
mesmo gene. Na Tabela 5, estão apresentadas a relação dos carrapatos, suas espécies e estágio 
de desenvolvimento relacionando com os animais de origem. 
  







Tabela 5. Relação dos carrapatos, suas espécies e estágio de desenvolvimento relacionado com os 
animais de origem positivos na cPCR para o gene 24Sα-rDNA. 
 
Animal de origem Espécie Estágio/Sexo 
A5 
A. sculptum Fêmea 
A. dubitatum Macho 
A6 A. dubitatum Ninfa 
A8 
A. sculptum Macho 
A. sculptum Macho 
A. sculptum Fêmea 




Para avaliar o efeito da infecção por agentes da família Trypanosomatidae detectados 
por PCR nos achados hematológicos e bioquímicos, foram comparados os dois grupos de 
animais e o valor de média e desvio padrão estão dispostos nas Tabelas 6 e 7. 
 
Tabela 6. Média e desvio padrão dos valores hematológicos dos grupos de animais infectados 
e não infectados de acordo com os resultados da PCR. 
  
 Não infectados (n=18) Infectados (n= 39) Valor de P 
Eritrograma 
37,67 ± 2,664 38,08 ± 3,312 0,3832 Volume globular/VG (%) 
Hemoglobina (g/dl) 11,97 ± 3,105 11,61 ± 2,341 0,1671 
Eritrócitos (x 106/ µL) 3,579 ± 1,287 2,936 ± 0.5449 <0,001* 
VCM (fl) 114,0 ± 28,20 138,6 ± 26,33 0,7048 
CHCM (g/dl) 31,83 ± 8,241 30.52 ± 5,565 0,0553 
Leucograma    
Leucócitos totais (x 103/ µL) 7737 ± 2881 6926 ± 1872 0,0352* 
Basófilos (x 103/ µL) 5,65 ± 21,95 15,18 ± 43,23 0,5676 
Monócitos (x 103/ µL) 876,6 ± 604,6 846,1 ± 433,3 0,1038 
Eosinófilos (x 103/ µL) 1323 ± 647,6 964,4 ± 559,2 0,4596 
Linfócitos (x 103/ µL) 1929 ± 1184 1913 ± 891,4 0,1652 
Heterófilos (x 103/ µL) 3578 ± 2012 3169 ± 1386 0,4191 







Tabela 7. Média e desvio padrão da bioquímica sérica dos grupos de animais infectados e não 
infectados de acordo com os resultados da PCR. 
 
Bioquímicos Não Infectados (n=18) Infectados (n= 39) Valor de P 
Alanina aminotransferase – ALT (UI/L)  53,87 ± 21,91 56,72 ± 25,06 0,6030 
Aspartato aminotransferase - AST (UI/L) 38,27 ± 9,927 45,15 ± 26.28 0,003* 
Fosfatase alcalina – FA (UI/L) 131,3 ± 107,1 146,1 ± 95,61 0,2244 
Ureia (mg/dl) 26,93 ± 8,892 34,0 ± 12,20 0,1853 
Creatinina (mg/dl) 1,393 ± 0,3011 1,433 ± 0,4047 0,2233 
Proteína total (g/dl) 5,693 ± 0,6984 6,164 ± 0,6492 0,9448 
Albumina (g/dl) 2,553 ± 0,6501 2,854 ± 0,6492 0,9405 






Em relação aos valores hematológicos e bioquímicos obtidos, não foi possível comparar 
os dados com outros autores devido à ausência de valores de referência para a espécie na 
literatura. 
Nas técnicas parasitológicas (pesquisa em esfregaço sanguíneo, visualização em tubos de 
hematócritos e pesquisa em gota espessa)  todas as amostras foram negativas para presença de 
flagelados. Resultados semelhantes foram encontrados em 38 amostras de capivaras de vida 
livre do estado do Acre (FILGUEIRAS et al., 2019). Esse achado, quando comparado com os 
resultados dos ensaios moleculares, mostram que apesar de infectados, os animais não 
apresentaram parasitemia suficiente para serem detectados por pesquisa direta, mesmo quando 
se utiliza técnicas de concentração (tubos de hematócrito). Este fato sugere que os animais  
amostrados apresentavam a forma crônica da infecção, caracterizada por baixa parasitemia. 
Os ensaios de PCR realizados a partir de amostras extraídas de sangue total utilizando os 
oligonucleotídeos D75/D76 para detecção  do gene 24Sα-rDNA da família Trypanosomatidae 
do presente estudo, mostraram uma infecção de 68,4%. Todas as amostras positivas para família 
Trypanosomatidae foram posteriormente testadas por PCR para Leishmania sp. e T. cruzi, que 
se mostraram negativas. Com isso, pode-se constatar que todas as amostras positivas na PCR 
utilizando os oligonucleotídeos D75/D76, se tratavam de agentes do gênero Trypanosoma 
diferente do T. cruzi. Na literatura, a descrição de infecção de capivaras por Trypanosoma que 
utilizam técnicas moleculares ainda são poucos. Herrera e colaboradores (2004) encontraram 
taxa de infecção por T. evansi de 29.2% em capivaras testadas do Pantanal. Contudo, para o 
mesmo agente, Eberhardt e colaboradores (2014a) encontraram taxa de infecção de 10% em 
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capivaras amostradas no centro norte da Argentina. 
No centro-oeste, não há dados de infecção de tripanosomatídeos em capivaras 
(Hydrochoerus hydrochaeris). Contudo, estudo conduzido no Parque Nacional de Brasília e na 
Reserva Biológica de Contagem relataram em pequenos roedores silvestres do cerrado (quatro 
N. lasiurus e um G. agilis) utilizando PCR,  espécies  de tripanosoma descritas em esquilos (T. 
otospermophili; T. kuseli), assim, há  possibilidade  de os animais de vida livre do  presente 
estudo enejam infectados com estas espécies encontradas em pequenos roedores do cerrado 
(CARDOSO et al., 2015). 
O maior número de fêmeas adultas positivas (56.6%) para tripanossomatídeos (Figura 7) 
pode ser explicado pela conjuntura social das capivaras na qual grupos de animais são 
compostos por um número maior de fêmeas quando comparado aos machos, o que resulta numa 
amostragem maior deste sexo, o mesmo vale para faixa etária (MOREIRA; MACDONALD, 
1996). 
Os ensaios sorológicos dos 55 animais não foram reagentes para detecção de IgG anti 
Leishmania sp. e T. cruzi, mostrando que os animais testados não produziram anticorpos contra 
estes antígenos. Filgueiras e colaboradores (2019) encontraram resultados compatíveis com os 
do presente estudo. Quando realizaram RIFI de 46 capivaras para detecção de anticorpos anti-
T. cruzi, todas as amostras foram não reagentes.  
Savani e colaboradores (2005) relatam que reação cruzada entre os antígenos Leishmania 
sp. e Trypanosoma evansi pode ocorrer em amostras avaliadas por RIFI. O mesmo fenômeno 
pode ocorrer em amostras testadas por RIFI em coinfecção por Leishmania sp. e T. cruzi 
(MOURIZ SAVANI et al., 2005; DUPREY et al., 2006; DESQUESNES; BOSSENO; 
BRENIÈRE, 2007), contudo, não foi verificado no presente estudo reações cruzadas. De acordo 
com os achados sorológicos do presente estudo e dados contidos na literatura, é possível que as 
amostras positivas na PCR sejam pela presença de espécies de trypanosoma antigenicamente 
distante das de T. cruzi e T. evansi, ou que não houve soro-conversão dos animais testados. Essa 
última hipótese é menos provável, uma vez que assumimos que todos os 39 animais positivos 
na PCR não soro-converteram. 
Houve diferença significativa (p<0.05) entre o número de hemácias do grupo infectado e 
não infectado. O grupo infectado apresentou menor média, sendo esse um achado comum em 
infecções por tripanossomas nas mais diversas espécies, devido à quebra das hemácias durante 
a movimentação dos flagelados e eritrofagocitose (SCHAFER et al., 2009; OHAERI; ELUWA, 
2011).   
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O número de leucócitos totais também apresentou diferença significativa (p<0.05) entre 
os grupos, em que, os animais infectados apresentaram médias inferiores aos do grupo não 
infectados. Eberhardt e colaboradores (2017) encontraram resultados semelhantes em um grupo 
de capivaras infectadas por T. evansi. A diferença entre os grupos possivelmente se deve a 
capacidade imunossupressora do agente e pela apoptose de leucócitos já descrita em infecções 
por T. brucei em ratos (HAPPI; JR; ANTIA, 2012). Apesar da diferença entre os grupos na 
contagem de leucócitos totais, nenhuma diferença foi observada quando analisamos os tipos 
leucocitários. 
Apesar da diferença observada nos valores de número hemácias e leucócitos, os animais 
apresentavam-se clinicamente saudáveis, o que nos leva a crer, juntamente com os achados dos 
ensaios parasitológicos, que as capivaras amostradas apresentaram baixa parasitemia 
(HERRERA et al., 2004). Há também a possibilidade dos animais estarem infectados com 
espécies não patogênicas de Trypanosoma. Um fator limitante para a análise do efeito da 
infecção é a ausência de valores de referência para a espécie, que limitam o entendimento 
clínicos-patológico dos valores obtidos. 
Os valores de AST diferiram significativamente entre os grupos avaliados, apresentando 
médias superiores para os grupos de animais infectados. Comportamento semelhante para AST 
foi verificado em infecções por tripanossoma em cães, bovinos e quatis. A AST é uma enzima 
presente no músculo cardíaco, fígado, músculo esquelético, no interior dos eritrócitos e rim, 
sendo uma enzima  não específica utilizada na avaliação de lesão hepática. Em infecções por 
tripanosoma, o protozoário ao invadir tecidos extravasculares como líquidos intersticial, líquido 
peritoneal e líquor, tecido linfático, muscular, linfonodos, baço e rim, causa necrose e infiltração 
de células inflamatórias resultando em liberação de AST do interior desses tecidos e 
consequente aumento dos níveis séricos.  Outra possível causa do aumento sérico de AST no 
grupo de  animais infectados é a hemólise intravascular decorrente da infecção pelo protozoário 
e subsequente liberação do conteúdo intra-eritrocitário na circulação sanguínea (NGERANWA 
et al., 1993; SILVA et al., 1995; TAKEET; FAGBEMI, 2010; MISHRA; SENAPATI; 
SAHOO, 2017). 
Os produtos da PCR oriundos de amostras extraídas a partir de carrapatos e sangue  
positivos para o gene 24Sα-rDNA ainda não foram sequenciados e as amostras de carrapatos 
restantes serão analisadas. Contudo, espera-se que os resultados de sequenciamento das 
amostras de sangue total e dos carrapatos tenham correlação entre si, tendo em vista que 
carrapatos e sangue total coletados de um mesmo animal foram positivos quando testados para 
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agentes da família Trypasonosomatidae, apoiando a hipótese de que os carrapatos sejam 
possíveis vetores para espécies de tripanossomatídeos. Este é o primeiro relato da presença de 
agentes da família Trypansomatidae em artrópodem das espécies A. dubitatum e A. sculptum. 
Foram detectados agentes da família Trypanosomatidae em carrapatos em diferentes 
estágios de desenvolvimento (Tabela 5), esse achado sugere que os carrapatos podem estar se 
infectando nos diferentes estágios de desenvolvimento, havendo a possibilidade de transmissão 
da infecção ao longo da vida do Ixodídeo (transmissão horizontal). É possível também que os 
protozoários se mantenham nas gerações de carrapatos através da transmissão transovariana. 
Trabalhos na literatura com Rhipicephalus sanguineus, demonstraram que a transmissão 
transovariana de T. rhipicephalis e Leishmania sp é possível nessa espécie de carrapato 
(DABAGHMANESH et al., 2016; KAULICH et al., 2019). Apesar dos achados do presente 
trabalho, estudos futuros são necessários para avaliar a presença de transmissão transovariana 
e transestadial de tripanossomatídeos em carrapatos que infestam capivaras do Distrito Federal. 
 
5. Conclusão 
As capivaras amostradas apresentaram uma alta taxa de infecção por agentes da família 
Trypanosomatidae utilizando a PCR convencional. Nenhuma amostra apresentou titulações de 
anticorpos para os agentes Leishmania sp. e Trypanosoma cruzi. A análise dos carrapatos está 
em andamento, contudo, dados parciais mostram que há presença desses protozoários em 
artrópodes da espécie A. dubutatum  e A. sculptum removidos de capivaras de vida livre do DF. 
A partir dos dados obtidos, as capivaras das regiões amostradas no DF não oferecem riscos à 
saúde humana quando se trata de Leishmania sp. e Trypanosoma cruzi. No futuro, esforços são 
necessários para estabelecer quais espécies de tripanosoma afetam capivaras do DF com 
utilização de sequenciamento, bem como a relação das espécies de A. dubitatum e A. sculptum 
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médico-veterinária da região neotropical : um guia ilustrado para identificação de 
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Anexo B. Protocolo de extração pelo método de isotiocianato de guanidina e fenol clorofórmio 
 
PROTOCOLO DE EXTRAÇÃO DE DNA DE CARRAPATOS – GT 
 
1) Colocar um carrapato em cada eppendorf identificado 
a. Fêmeas ingurgitadas – Cortar, usar somente o capítulo (terço anterior) para 
evitar o máximo de contaminação com sangue 
b. Larvas – Nunca usar várias larvas de diferentes origens. Geralmente só junta as 
encontradas no mesmo bolo 
2) Adicionar em cada eppendorf 150 µL de PBS 
3) Triturar os carrapatos com ponteira queimada 
4) Homogeneizar no vórtex por 10 segundos 
5) Spin por 6-7 segundos 
6) Adicionar 450 µL de GT em cada microtubo 
a. ATENÇÃO: UTILIZAR A CAPELA DE FLUXO LAMINAR 
b. Manter o GT na geladeira  
7) Colocar no banho maria a 37ºC e deixar incubando por 10 minutos, com vórtex a cada 
2,5 minutos, agitando por 10 segundos 
8) Spin de 6 segundos na centrífuga 
9) Acrescentar 100 µL de clorofórmio em cada microtubo 
a. ATENÇÃO: UTILIZAR A CAPELA DE FLUXO LAMINAR 
10) Vórtex por 10 segundos e deixar descansando por 2 minutos 
11) Centrifugar os tubos a 12.000 rpm por 5 minutos 
a. Na centrífuga, lembrar de colocar a dobra da tampa do eppendorf para cima para 
facilitar a identificação do local do pellet 
b. Identificar um novo microtubo para cada amostra  
12) Obtenção de 2 fases no eppendorf 
13) Recuperar 400 µL da fase aquosa (transparente) colocando-a no novo microtubo 
identificado e desprezar o microtubo com a fase restante (azul); 
a. NÃO PUXAR O CORANTE (FASE AZUL). INIBIDOR DE PCR 
b.  Pode-se puxar até 400 µL, mas menos que isso não tem problema 
14) Colocar em cada microtubo 600 µL de isopropanol 100% (para solubilizar) 
a. ATENÇÃO: UTILIZAR A CAPELA DE FLUXO LAMINAR 
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15) Deixar no freezer a -20ºC por no mínimo 2 horas, podendo ficar overnight ou tempo 
indeterminado 
16) Centrifugar 12000 rcf – 15 min – 4ºC 
17) Desprezar o sobrenadante  
a. Técnica do papel – um papel para cada tubo 
18) Adicionar 800 µL de etanol à 70% em cada microtubo 
19) Centrifugar a 12000 rcf  - 5 minutos - 4 ºC  
20) Desprezar o sobrenadante 
21) Secar o pellet a 56ºC no banho maria por 30 minutos, com o tubo aberto até secar  
22) Ressuspender o pellet com PBS 
a. 30 a 60 µL de acordo com os testes a serem efetuados  
b. Carrapato inteiro: 60 µL 
c. Pernas e larvar: 30 µL 
d. Ninfas: 15 µL  
23) Vórtex por 6 segundos. 
 
 
